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present  in  many  tissues  in  both  vertebrates  and  invertebrates,  undergo  many  changes 
throughout development  (reviewed  in  [1, 2]).   In polarized epithelial  cells,  the apical and 
basal  surfaces  are  molecularly  distinct,  with  the  apical  side  facing  the  lumen  [3].  










that  is  seen  epithelia  comprising  many  tissues  in  vertebrates,  including  the  neural 
plate/tube, retina, intestines, and lung [6, 7]. This is also observed in Drosophila tissue such 
as  the  lateral  ectoderm  [8,  9].    The  second  type  is  a  cortical,  mesh‐like  network  that  is 
I. INTRODUCTION 
 Apical constriction is regulated temporally and spatially by numerous signaling and 




turn  stimulates  the  catalytic  function  of  the  serine/threonine  kinase  Rock  (reviewed  in 
[20]). Rock then regulates the contractile activity of non‐muscle myosin II by either directly 
phosphorylating  the  myosin  regulatory  light  chain  (MRLC)  or  by  phosphorylating  and 
inactivating the myosin light chain phosphatase [21‐24].   In the last few years, the Shroom 
(Shrm) family of proteins has been identified and characterized as an additional pathway 
that  can  change  cytoskeletal,  cellular,  and  tissue  architecture  by  regulating  either  the 
position or activation of   actomyosin networks [6, 25].   In vertebrates, Shrm is expressed 






12].    It  is  currently  unclear why  these  two different mechanism exist,  but  both have  the 
ability  to  convert  a  columnar epithelial  cell  into  a wedge  shaped cell.   When  this  type of 









transmembrane  proteins  to  the  cytoskeleton  and  is  associated  with  protein‐protein 
interactions in invertebrates, although it is currently not known what function this domain 
plays in the activity of vertebrate Shrm proteins.  The most central of the domains is an SD1 




























Figure 1. Schematic of dShrm isoforms. (A), region in the genome that contains dShrm isoforms, and (B) 
cartoon of dShrm protein products, showing sequence differences (in color) R11 and R20 indicate the region of 
























Figure 2. Schematic of Shrm family members.  Numbers 















































Figure 4. dShrm SD2 domain shows conserved function.  (A) 
Cartoon representations of Shrm3, dShrmA, and Shrm3-dShrmSD2 
construct.  (B) MDCK cells transfected with Shrm3-dShrmSD2 
construct, stained to detect ZO-1 (red) and Shrm (green) 




















III.  RESULTS 
At the outset of this project, there was little known about the existance and function 




to  include  isoform  dShrmA.   Our  current  studies  have  focused  on  isoforms  dShrmA  and 
dShrmB, as they have the only accessible cDNAs.    
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III A. Endogenous Expression of dShrm 
The first stage in understanding the in vivo function of dShrm proteins is to catalogue when 
and where  these  proteins  are  expressed  in  the  embryo,  as well  as where  the  protein  is 
localized within  these cells.  To do  this, 
we  utilized  RNA  in  situ  hybridization, 
reverse transcriptase (RT) PCR, western 
blotting,  and  immunostaining  of 
embryos  and  larvae.   We  used  these 
approaches  due  to  limitations  of  our 
antibodies.    Specifically,  we  cannot 
distinguish  between  dShrmB  and 
dShrmC,  and  we  can  only  predict 
dShrmB/C  localization  based  on 
differences  in  immunostaining between 
antibodies  that  recognize only dShrmA, 
or  all  three  isoforms.      To  determine  when  each  isoform  was  expressed,  RT‐PCR  was 
performed  to  generate  cDNA  from  mRNA  extracted  from  embryos,  larvae,  adults,  adult 




Figure 5. RT-PCR gel.  Agarose gel from RT-PCR, 
arrows indicate DNA products of expected size.  +/- above lanes 





detect  what  we  predict  are  non‐specific  DNA  species  that  were  applified  in  the  PCR 
reactions.      The  dShrmC  reactions  produced  cDNA  of  the  expected  size  in  all  reactions 
containing RT and not in any reaction that did not contain RT (‐RT).  The dShrmB reactions 
appear  to have  contamination  in  them which  resulted  in a band  in every  lane.  Based on 
these results, it appears that all three isoforms may be expressed in Drosophila.   
III A.2 Western blotting and immunostaining to detect dShrm 
     In  order  to  more  definitively 
determine  where  the  dShroom  protein  is 
expressed  and  localized,  we  generated 
antibodies  to  the  dShrm  proteins.   Antibodies 
were  generated  in  rats  to  the  C‐terminal 
conserved  domain  of  the  three  proteins  (R11, 
Figure 1).  To test these antibodies, we isolated 
protein  extracts  from  either  wildtype  w1118 
embryos  or  from  w1118  embryos  over 
expressing  dShrmB.   In  wildtype  embryo 
lysates, we detect two proteins, of 180 kD and 100 kD.  We predicted that the lower band 
corresponds to dShrmB or dShrmC, as it runs at the same molecular mass as the ectopically 
expressed  dShrmB.   The  upper  band  is  likely  dShrmA.   This  prediction  is  verified  by 
Figure 6. Western Blots. Western  blots  from 
acrylamide gels probed  to detect dShrm with antibodies 
indicated along the bottom.  dShrmA and dShrmB samples
were  from  embryos  ubiquitously  over  expressing    the 
protein, embryos used were up to stage 14. 
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western  blot  analysis  using  antibodies  that  are  specific  to  dShrmA  (R20,  Figure  1).   The 
antibodies  specific  to  the  unique  region  of  dShrmA  detected  only  a  protein  of  180  kD.  
However,  the  antibodies  generated  against  the  conserved  region  (R11)  recognizes  all 
isoforms,  which  appears  as  detection  of  a  100  kD  protein  as  well  as  a  180  kD  product 
(presumably dShrmB/C, and dShrmA, respectively).  Western blotting of lysates from w1118 
or w1118 embryos over expressing dShrmA identifies a single band of about 180 kD.  These 




and  when  dShrm  proteins  are  expressed,  and  where  the  proteins  are  localized  in  the 
embryo.  For many of  these experiments,  embryos were stained with R11, as  it gives  the 
best  staining  results.   However,  most  of  the  staining  was  faithfully  recapitulated  using 
antibodies  specific  to  dShrmA.    Staining  with  the  antibodies  generated  to  all  dShrm 
isoforms  was  performed  on  all  stages  of  embryos  to  detect  where  dShrm  proteins  are 
expressed  during  embryogenesis  and morphogenesis  of  discs.  Wild‐type w1118  embryos 
showed  no  immunofluorescent  detection  prior  to  gastrulation.    After  the  start  of 
gastrulation, however, dShrm proteins become detectable.  Past stage 7, which marks the 
start of gastrulation, dShrm is detectable at cell‐cell  junctions in the epithelia of embryos.  
By  stage  10,  dShrmA  can  be  seen  localized  to  tri‐cellular  junctions.    This  was  further 
clarified  by  costaining  with  Armadillo,  which  localizes  to  adherens  junctions  (AJs).   We 
predict that this represents dShrmA, as it can be detected with both R11 and R20.  
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Various  staining  patterns 
detected  with  dShrm  antibodies 
are  seen  in  Figure  7.    In  Fig.7A, 
dShrm  is  seen  localized  to  the 
adherens  junction  of  the  follicular 
epithelium  of  the  adult  ovary.  
There  is  also  endogenous 
expression of dShrm in the foregut 
(Fig.  7C)  and  posterior  spiracles 
(Fig.  7D).    In  Fig.  7B,  dShrmB  is 
seen localized to the tracheal pits 
along  the  side  of  the  embryo.  
Endogenous  detection  in  the 
embryonic  ectoderm  using  R20 
shows  that  dShrmA  is  undetectable  in  early  embryos  (Fig.  8A).    At  the  time  of  ventral 
furrow formation, dShrmA becomes detectable (Fig 8B).  Later in embryonic development, 
at  the  time  of  germband  retraction,  dShrmA  can  be  seen  localized  to  the  adherens 
junctions, particularly in the ventral furrow (Fig 8C).  
Figure 7. Endogenous expression of dShrm. (A), localization of 
dShrmA/B/C (green) in the adult ovary (red = dlg, blue = TOPRO). (B) 
dShrmA/B/C detection shows localization in tracheal system as well as
throughout the ectoderm. (C), stage 16 embryo showing immunofluorescent 
detection of dShrmA/B/C (green) in the foregut and (D), posterior spiracles
(red = dlg). All images of embryos are oriented with the anterior to the left
and posterior to the right. 
 In  vertebrates,  Shroom  proteins  are  expressed  in  tissues  as  they  undergo 
morphological  rearrangements such as bending and  invagination.  This pattern  is  seen  in 
Drosophila as well, as is demonstrated in Figure 9.  As foregut invagination occurs, dShrm 




In  summary  of  this 




dShrmA observed  in  the  invaginating  fore‐  and hindgut,  suggesting  this protein  could be 
involved in the morphogenesis of these tissues.  In addition, we predict that either dShrmB 
and/or dShrmC is expressed in epithelial cells that comprise tubes of the tracheal system, 
Figure 8. dShrmA protein is expressed in the ectoderm at the time of 
gastrulation as morphogenesis is occurring. W1118 embryos viewed ventrally side 
at various developmental stages immunostained to detect dShrmA (large boxes)
and Dlg (insets) 
Figure 9. dShrm protein is expressed in the invaginating foregut of the embryo. W1118 embryos 
at stage 10 stained to detect dShrmA (green) and Dlg (red), oriented with anterior at the top 
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and that this protein appears to be localized to the apical surface of cells.  This is consistent 
with  experiments  showing  that  dShrmB  is  specifically  localized  to  the  apical  plasma 
membrane (see over expression data below). 
In situ hybridization was performed to detect 
dShrm  RNA.   The  staining  is  seen  in  Figure 
10A; cellular  blastoderm  staining  localizes  roughly 
to  the  middle  of  the  embryo,  whereas  in  Fig.  10B, 
hybridization is detected in the tracheal system of a 
later‐stage  embryo.  The  results  from  in  situ 
hybridization  support  those  seen  from 
immunofluoresence,  where  dShrm  expression  is 
widespread in the ectoderm of early‐stage embryos.  
However,  once  gastrulation  has  begun  there  is  a 
detectable  pattern  of  localization  in  populations  of 
tubules and the ectoderm throughout the embryo.  
Figure 10. in situ hybridization of 
dShrm RNA in a cellular blastoderm (lateral 
view, A) and stage 14 embryo (dorsal view, 
B) 
 
III B. Gain-of-function analysis of dShrmA and dShrmB 
Transgenic Drosophila Lines  
     One  of  the  strengths  of  Drosophila  is  the  ability  to  achieve  high  level,  tissue‐




sent  to  Genetic  Services  Inc  for  production  of  UAS‐dShrmA,  UAS‐dShrmB,  and  UAS‐DN‐
dRok transgenic flies.  Transgenic flies were characterized by two criteria.  First, lines were 
assessed  by  western  blot  and  immunofluorescent  staining  to  verify  expression  of  the 
protein of the correct size.  Secondly, these lines that expressed proteins were mapped in 
order  to  identify  the  chromosomal  insertion  site  and  facilitate  genetic  analysis.  For 
mapping,  flies  that  are  w‐;  Sp/Cyo;  Dr/TM3  Sb  (mapping  stock)  were  used  to  track 
segregation of the transgenes. The mapping is accomplished by first crossing the transgenic 
flies to the mapping stock, and from that cross selecting w+ flies with either Sp or Cyo, and 
either  Dr  or  TM3  Sb.   These  flies  are  then  mated  with  w1118  flies,  and  based  on  the 
segregation  of  phenotypes  in  the  offspring  the  transgene's  chromosomal  location  can  be 
determined.    
       There  is  currently  no  loss‐of‐function  mutant  for  the  dShrm  gene,  so  gain‐of‐
function experiments were used to determine if abnormal dShrm expression perturbs the 
cellular  behavior  and  architecture.    This  method  of  analysis  provides  insight  into  the 
function of a protein, but has limitations.  The major drawback to this approach is that over 
expression  of  proteins  may  not  only  disrupt  the  specific  pathway  and  interactions  in 
question,  but  may  also  cause  unwanted  changes  in  unrelated  pathways.    Due  to  this 






















in  the  tissues  of 
the  eye.   The 
Figure 11. Localization of ectopic dShrmA and dShrmB in the embryonic
ectoderm. Dorsal view of a stage 15 dShrmB;arm-Gal4 (A-C) embryo stained to detect 
dShrmB (green in A, and B) and Dlg (red in A, and C).  Z-sections located below 
corresponding images.  D, E show the gut (D) and leading edge (E) of a dShrmA;arm-
Gal4 embryo.  In D, red is Dlg and green is dShrmA.  In E, red is Arm and green is











as  seen  in  a  Z‐section  through  the  ectoderm  in  lower  panels.   dShrmB,  seen  in  panels  A 
(green)  and  B,  is  mosaically  expressed  ectopically  and  localizes  to  the  apical  plasma 
membrane as  is seen  in A’  (green) and B’.  Over expression of UAS‐dShrmA with  the arm 
driver  shows  that  ectopically  expressed  dShrmA  is  detectable  apical  to  Dlg  in  the  gut 
(Figure 11D), and colocalizes with Arm in the AJ (Figure 11E).   This  is  interesting, as this 
localtion is spatially analogous to Shrm expression in vertebrates at the tight junctions.  In 
their respective organisms here, these junctions are located at the most apical region of the 
lateral  sides.    This  conservation  of  localization  suggests  that  the  positioning  of  Shrm 




the endogenous distributions of  these proteins, which predicts  localization of dShrmA  in 
the  AJ  of  epithelial  cells  and  localization  of  dShrmB  to  the  apical  surface  of  epithelia  of 
tubules.  
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III B.2 Phenotypes caused by dShrm over expression 
The embryos in Fig. 12 show 
the  morphological  effects  of  over‐
expressing  UAS‐dShrmB  under 
control of the Arm­Gal4 driver.  Fig. 
12A  and  Fig.  12B  (enlarged)  show 
the  mosaic  expression  of  dShrm 
(green)  in  a  stage  14  embryo, 
which causes holes in the ectoderm.  
Red  staining  is  Dlg,  showing  the 
lateral  edges  of  cells.    These 
ectodermal  abnormalities  are 
manifested in the cuticles deposited 




the  embryo  is  nearing  the  end  of  embryonic  development,  these  abnormalities  in  the 
cuticle  can  be  attributed  to  defects  in  the  ectoderm  caused  by  ectopic  dShrmB  over‐
expression.   
 
Figure 12. Phenotypes caused by ubiquitous dShrmB over 
expression. (A) and (B), dShrmB; arm-Gal4 embryo, stage 14 stained
with antibodies to dShrm (green) and Dlg (red). (C), control cuticle, and
(D) dShrmB; arm-Gal4 cuticle 
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  The  effects  of  ubiquitous dShrmB over  expression  causes  disruption which 
limits  the  use  of  these  embryos  for  assessing  dShrmB  gain  of  function. UAS­dShrmB;pnr­
Gal4 flies survive into adulthood, as the embryos have less damaging defects and a higher 









to  the  embryo  limits  the practical  uses  of  the arm­Gal4 driver  for  studying  the  effects  of 
dShrm over‐expression.  




The  embryos  in  Fig.  13  are  stage 14,  showing  a  region of  the  embryo where  the  leading 
edge  of  the  ectoderm  meets  the  amnioserosa  during  dorsal  closure.   The  cells  in  the 
 
Figure 13. Expression of ectopic dShrmB alters leading edge cell morphology. stage 14 embryos of genotypes
En-Gal4 (A), and dShrmB;en-Gal4 (B) and (C) stained to detect arm (A, B, and green) and dShrm (red) proteins.   
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amnioserosa of both control and dShrmB;en­Gal4  embryos are  larger  than ectoderm cells 
and do not express the ectopic dShrmB in the dShrmB;en­Gal4 embryos (B, C).  (A) shows a 
control En­Gal4 embryo with Arm protein staining.  The leading edge cells are elongated as 
compared  to  the  rest  of  the  ectoderm.   In  (B),  the  En­Gal4;UAS­dShrmB  embryo  shows 
clusters of cells in the leading edge that are morphologically distinct (apically constricted) 
from  the  rest  of  the  leading  edge  cells  (also  stained with Arm  antibodies).   One  of  these 
clusters is seen in the boxed region.  In C, green staining is Arm and red is dShrmB, and the 
clusters of cells in the leading edge that are morphologically distinct from the rest are seen 
to  correspond  to  those  in  the  stripes  of  dShrmB  over‐expression.   This  shrinking  of  the 
surface of the cells is reminiscent of the activity of vertebrate Shrm family members in vivo.  
 30 





ectopic  expression  of  the  transgene  in  stripes  within  the  embryo,  En­Gal4  causes 
overexpression in the posterior compartment of the developing wing discs.  Morphological 
changes in the wing disc are manifested as defects in the adult wings as is seen above.  The 
range  of  defects  with  this  over‐expression  is  broad,  from  small  defects  in  the  wing 
Figure 14. Ectopic dShrmB expression disrupts wing morphogenesis. (A), (B), (C), (D), dissecting scope
images of dShrmB;en-Gal4 wings, oriented posterior edge down.  (E), SEM image of an En-Gal4 control wing at 
X370  (F), SEM image of a dShrmB;en-Gal4 wing at X550  
 31 
crossveins  (Fig. 14A)  to  loss of  the entire posterior  compartment  (Fig. 14D).   Figure 14B 
and C show loss of portions of the posterior wing as well as defects with the veins  in the 
posterior  of  the wing.   There  is  also  a  disruption  and  loss  of  bristles  along  the posterior 
edge of the wing, as seen in Fig. 14A’.  It is important to note that the anterior compartment 
of  these  wings  is  not  altered  by  the  over‐expression,  as  the  driver  does  not  direct 
expression of the transgene in that region.  SEM data, seen in Fig. 14E (En­Gal4 control) and 
Fig.  14F  (UAS­dShrmB;GMR­Gal4),  indicates  that  there  are  no  planar  cell  polarity  defects 
seen  in  these  wings,  as  all  the  bristles  are  arranged  normally  and  point  in  the  correct 
direction (distally).  The SEM data also verifies disruption of the crossvein.     
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 Figure 15. Ectopic dShrmB expression alters eye morphogenesis. (A), control GMR-Gal4 fly as 
seen under the dissecting scope, (B), dShrmB-GMR-Gal4 viewed with a dissecting scope.  (C-F), SEM 








Gal4  fly  and  (B)  a  UAS­dShrmB;GMR­Gal4  fly.    The  insets  in  (A)  and  (B)  show  close‐up 
ommatidia,  some  of  which  are  black  in  the  dShrmB  mutant.   In  SEM  views  (C‐F)  it  is 
apparent that the GMR‐Gal4 line (C, E) has a minor rough eye phenotype, but shows overall 
regularity  in  ommatidial  and  bristle  spacing  and  directionality.   In  the  dShrmB  over‐
expression  flies  (D,  F),  however,  there  is  a  loss  of  overall  organization,  incorrect  bristle 
placement, and structurally deformed ommatidia, which correspond to the black spots seen 





Shrm  family  of  proteins,  it  must  be  shown  that  the  results  in  flies  can  be  translated  to 
vertebrates.   Since  the  vertebrate  forms  of  Shrm  are  expressed  in  polarized  epithelial 
tissues, it is of use to study dShrm in a variety of analogous tissue types.  The eye discs and 
eyes  provide  this  type  of  tissue  (as  do  other  discs  and  embryos),  are  very  sensetive  to 




likely  due  to molecular  interactions with  the GMR‐Gal4  locus  and  dShrm  insertion  sites.  
Alternatively,  the  tissue  in  the  developing  eye may  be more  sensitive  to  excess  dShrmB 
than dShrmA.   
cells  in  the  eye  [35].   Since  the  eye  arises  from  an  eye  imaginal  disc,  analysis  of  UAS­
dShrmB;GMR­Gal4  imaginal  discs  from  larvae would  lend  insight  into  the  developmental 
and organizational abnormalities in these flies 





in  the  ectoderm  using  the  arm‐Gal4  driver.   While  this  resulted  in  robust  expression,  it 
caused 100% lethality.   The phenotype of 
a  representative  UAS­dShrmA;Arm­gal4 
embryo  is  shown  in  Fig.  16.    These 
embryos  display  a  severe  phenotype  in 
germ band retraction and dorsal closure.  
In  order  to  determine  the  basis  for  the 
observed  phenotypes,  we  analyzed  the 
intergrity  of  the  ectoderm  by  staining 
embryos  to  detect  E‐cadherin,  a  core 
component  of  Adherens  Junctions.    In 
these  embryos,  E‐cadherin  is  still 
expressed  in many  cells  and  exhibits  the 
correct subcellular distribution.  However, we also observed large patches of the ectoderm 
in  which  E‐cadherin  staining  appears  to  be  lost  (Fig.  16B),  suggesting  that  the  AJs  are 
Figure 16. Ectopic dShrmA expression causes AJ 
disruption. (A), cartoon with boxed region showing analogous
region as in (B).  (B,C), E-cadherin, Arm staining (respectively) in 
embryos during germ band retraction 
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intiatial  analysis  of  dShrmA 
function  proved  informative, 
the  dramatic  defects  in 
embronic development made it 
difficult  to  assess  the  actual 
activity  of  dShrmA  at  the 
cellular  level.    To  circumvent 




driver.   This  line  drives  expression  in  the  dorsal  third  of  the  ectoderm,  including  the 
amnioserosa  and  the  leading  edge.   Expression  of  dShrmA  by  the  pnr‐Gal4  driver  also 
results  in  near  complete  embryonic  lethality,  but  this  is  due  to  defects  in  dorsal  closure 
attributed to disruption of leading edge cell morphology (Figure 17).  To begin to analyze 
this  phenotype,  UAS­dShrmA;Pnr­gal4  embryos  were  collected  and  assayed  by 
 
Figure 17. Ectopic dShrmA expression causes apical constriction. (A-
C), pnr-Gal4 embryos during dorsal closure, stained to detect dlg, E-cadherin, 
and F-actin, respectively.  (D-F), dShrmA;pnr-Gal4 embryos during dorsal
closure, stained to detect dlg, E-cadherin, and F-actin, respectively.  (F inset),
dShrmA staining.  Orange brackets denote amnioserosa, yellow brackets




protein  localization is seen in the control pnr­Gal4 embryos.   In the control embryos,    the 
ectoderm cells  in  the pnr­Gal4  expression domain are  elongated along  the dorsal‐ventral 
axis,  are  all  approximatley  the  same  size  and  shape,  and  are  arranged  in  rows  along  the 
dorsal‐ventral  axis  (Fig.  17  A‐C,  yellow  bracket).    In  contrast,  in  the  pnr­Gal4;  dShrmA 
embryos,  the  cells within  the pnr­gal4  expression domain have  irregular  lateral  edges  in 
(D) as compared to (A).   Embryos stained to detect E‐cadherin show that while the AJs are 
largely  intact,  there  are  regions  where  E‐cadherin  is  highly  enriched  and  appears  to  be 
clustered at  the  cell membrane.    It  is unclear at  this  time  if  this  represents  cells  that  are 
highly  contricted  or  if  these  are  tri‐cellular  junctions    and  represent  regions  of  high 
contractile  activity.    Consistent  with  the  notion  that  these  cells  are  undergoing  apical 
constriction,  there  is  a  dramatic  increase  in  actin  signal  in  the  constricted  cells  in  the 
leading  edge  (Figure  17F).    This  increase  in  actin  signal  could  be  attributed  to  either  an 
increase in actin in this area, or an increase in the signal as a result of apical constriction 
and  decreased  area  with  the  same  amount  of  actin  more  condensed  and  therefore 
appearing  brighter.    Taken  together,  these  data  are  indicative  of  apical  constriction  and 
suggest dShrmA has the ability to activate the contractile apparatus in these cells to change 
cell morphology.   This is supported by additional observations from the lab that show that 




To  follow  up  on  the  above 
results,  cell  morphology  was  also 
assayed  using  scanning  electron 
microscopy (SEM, Fig. 18).    Using 
this  approach,  we  see  that  the 
leading  edge  cells  in  control  cells 
are flat and elongated.  In contrast, 
the cells at the leading edge of the 
dShrmA;pnr­Gal4  appear  to  have 
rounded  apical  surfaces,  are 
smaller  in  size,  and  are 
disorganized (Fig 18C).  This phenotpye appears to be the result of apical constriction that 
creates  causes  the  apical  plasma membrane  of  these  cells  to  bulge  outward.    This  could 
result from apical constriction occurring at the adherens junctions due to a circumferential 
contractile  network  and  a  failure  of  these  cells  to  internalize  apical  membrane  to 
compensate for the decrease in apical size. This effect of apical constriction in the cells at 
the  leading edge  is  similar  to  the constriction seen by over expression of dShrmB  in  this 
domain (Figure13).    
Figure 18. Ectopic dShrmA causes abnormal cellular 
morphology. (A-C), SEM images of a pnr-Gal4 control embryo, (D-F), 
SEM images of a dShrmA;pnr-Gal4 embryo.  Both embryos are stage 14, 
oriented with dorsal up 
 
The  above  anlaysis  of  tissue  behavior,  cell  morphology,  and  cytoskeletal 




III B.4 The role of dRok in dShrm activity 
 
In  vertebrates,  the  activity  of  Shrm3  in  apical  constriction  is  dependent  on  the 
ability to bind Rho kinase and recruit it to the tight junctions [6, 31].  We hypothesized that 
dShrmA is functioning in an analogous manner, since it contains an SD2 motif and causes 
robust  apical  constriction  in  vivo.   To  test  this  hypothesis,  we  expressed  a  version  of 




19). This  indicates  that  the SD2 domain  is necessary  for 
the  function  of  the  dShrmA  protein  to  effect  physical 
changes in cell shape.  
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To verify  the  role of Rho‐kinase  in  constriction, we  co‐expressed dShrmA and  the 
region of Drosophila Rho‐kinase (dRok) that binds to the dShrm SD2 motif.  This domain is 
termed the SBD, for Shroom Binding Domain, and spans amino acids 724‐938.  Expression 
of  the  SBD  protein  alone  does  not  cause  any  overt  phenotype  in  dorsal  closure  or  the 
leading  edge  (not  shown).   Over  expression  of  dShrm  and  a  DN‐dRok  together  would 
theoretically  inhibit  the  effects  seen  by  over  expression  of  dShrmA  by  itself.  When  this 
dRok‐SBD  is  co‐expressed with  dShrmA,  it  is  recruited  to  the  AJ  and  codistributes  with 
Figure 19. An interaction
between dShrm and dRok mediates
apical constriction. Stage 12 embryo
ectopically expressing dShrmA
lacking the SD2 domain (inset shows
dShrm expression), stained to detect
Arm 
dShrmA  (Figure  20).   Importantly,  this 
protein  appears  to  function  as  a 
dominant‐negative  and  reverts  the 
constriction  phenotype  that  is  seen 
when  dShrmA  is  over‐expressed  alone 
(Figure  20).   This  data  suggests  that 
dShrm  proteins  function  via  dRok  to 




Figure 20. Co-expression of a functionally DN-dRok and 
dShrm inhibits the effects of ectopic dShrm expression by itself.
Stage 12 embryos of the phenotype dShrmA;dRok-SBD;pnr-Gal4 
(A-C) and dShrmA;pnr-Gal4 (D), images are of the leading edge 
with dorsal oriented up.  Embryos are stained to detect dShrmA






























































































  Currently  all  the  analysis  of  dShrm  activity  has  come  through  the  use  of  gain‐of‐
function analysis.  While this is useful, there are drawbacks to this approach.  Most obvious 
is  that  it does not  indicate what  the endogenous role of a given protein  is during a given 
biological process.   Therefore, one of the major deficiencies  in these studies  is  the  lack of 
loss‐of‐function analysis.  These are crucial in order to show if dShrm activity is necessary 










































































   Cuticle preps were performed by collecting embryos from apple juice agar plates, and 
dechorionating in 50% bleach for 3 minutes before rinsing and transferring them to PBT.  The 
PBT was then replaced by a 1:1 mixture of acetic acid and glycerol at 60°C for 30 minutes; the 
embryos were then placed a room temperature for at least 24 hours.  The next day, the embryos 
were transferred to a 1:1 mixture of CMCP-10 and lactic acid and placed at 50°C overnight.  
They were then transferred to a microscope slide and mounted with Vectashield (Vector Labs). 
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